







































































































numbers  of  people  on  highly  active  anti‐retroviral  therapy  (HAART)  programmes. 
Effectiveness of  treatment needs  to be monitored  to ensure  the uncompromised well 
being of patients. This  is currently done using both Viral Load (VL) and CD4 cell counts 
for  HAART  initiation  and  follow‐up.  Although  VL  is  the  best  predictor  of  disease 
progression it is often too expensive for monitoring patients in resource‐limited settings. 





enrolled onto 2nd  line HAART. CD38 and CD8 were “piggy  ‐backed” onto  the PLG/CD4 
protocol  and  mean  fluorescence  intensity  (MFI)  of  the  CD8/38  expression  was 
monitored  longitudinally.  Patterns  of  CD38  expression  were  compared  to  1st  line 
treatment  observations  to  establish  equivalence  in  the  predictive  power  of  CD38 
expression of  fluctuation  in  viral  load on 2nd  line  treatment patients.  In  addition,  the 
effect of sample age on assay accuracy was tested before  implementation of the CD38 
assay at a secondary testing site. 
RESULTS:  The  patterns  observed  in  the  cohort  of  2nd  line  therapy  patients  mirrored 
patterns previously seen in 1st line therapy with 55% of patients showing a continuous 
decline  in CD38 MFI  that mimicked changes  in VL. The remaining 33% of patients had 
non‐specific  increases  in CD38 MFI without concurrent  increases  in VL and one patient 
showed irregular VL and CD38 MFI (non‐responder). The CD38 assay showed acceptable 
accuracy  and  reproducibility  up  to  48  hours  after  venesection  (%CV<5%). 
Implementation  at  the  secondary  testing  site  was  successful  with  98%  similarity 
(%CV<5%) compared to the reference laboratory.  
CONCLUSION:  CD38  monitoring  of  2nd  line  therapy  patients  showed  comparable 
patterns to observations in 1st line therapy patients. The assay proved stable over time 
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of  5.7  million  infected  with  the  disease  (2).  Huge  efforts  are  being  made  by 
governments and private sector alike to try to curb the spread of the disease through 
education  campaigns  and  the  implementation  of  treatment  programmes  (issuing  of 
anti‐retroviral  treatment  (ART)  to HIV  infected people). Currently  there are over 950 
000 HIV  infected people receiving treatment  in the private and public sectors (3). This 
wide  scale  treatment  implementation  in  South  Africa  requires  monitoring  of  ARV 
treatment effectiveness and ensuring uncompromised  safety of patients.   To achieve 

















1 causing an  increase  in  immune activation  resulting  in an  increased production of T 
cells.  This  overproduction  leads  to  exhaustion  and  decreased  renewal  capability  of 
CD4+ T cells and thus a decrease in the total CD4+ lymphocyte population over time (8‐
9),  commonly referred to as the “tap and drain” hypothesis.  In addition, an increase in 
abnormal  apoptosis  of  uninfected  CD4  Tcells  also  contributes  to  a  decrease  in 
circulating  CD4+  T  cells  (10‐13).  There  has  also  been  new  research  focusing  on  the 
gastrointestinal tract (GIT) as the reason for this huge depletion, as the majority of CD4 
T  cells  are  found  at  this  site  (14‐15).  It  was  shown  by  Brenchley  et  al  that  the 
CCR5+CD4+  T  cells  are  specifically  depleted which  could  be  due  to  CCR5  being  the 
receptor  for  the HIV  virus  (14) while    Shacklett  et  al    postulate  that  once  infection 
occurs in the GIT the CD4 cells are killed directly by NK cells or cytotoxic T lymphocytes 
(CTL)  or through bystander apoptosis thereby causing the decrease in CD4 cells (15). 
WHO guidelines  recommend  that a CD4  count be  carried out  to either establish HIV 
status and monitor treatment efficacy (4). 




either  bead  based  or  alternatively  true  volumetric measurement  capabilities,  or  the 
less  frequently  used  dual  platform  methods  that  require  cell  counting  on  a 
haematology analyser to produce lymphoid percentages.  










It  is  a  pre‐dispensed  bead  based,  SP method  that  requires  accurate  reverse manual 
pipetting of blood, with option  for  fully automated, algorithm‐driven sample analyses 
(TruCountTM  MultisetTM).  It  is  a  high  throughput  system  that  can  analyse 
approximately 150 samples per day (20).   Equivalent systems have been described by 
other manufacturers  that use beads dispensed with blood  i.e. Beckman Coulter Epics 
flow  cytometers  (21). Here, either  reverse or  forward pipetting  can be used  (22)  for 
accurate cell enumeration as  long as  the same pipette  is used  to dispense both  (23). 





Lesser used  flow systems  like Guava Technologies  (which  include  the Easy CD4TM and 
PCATM  systems)  require  small  volumes  of  blood  and  minimal  volumes  of  reagents. 
These  methods  however  require  accurate  manual  reverse  pipetting  and  skilled 




flow  cytometers  which  require  manual  reverse  pipetting  with  manual  loading  of 
samples and are primarily used  in  low volume  laboratories. These  instruments do not 




cytometric  (VCC)  assay  against  the  dual  platform  assay  in  different  laboratories  and 
found  that  interlaboratory  variability was  similar  although  the  VCC  instrument  gave 
lower CD4 and CD8 absolute results. This study concluded that the VCC method could 
be used  as  a  cheaper  alternative  to  the  standard methods providing  single platform 
(SP) absolute count reports. A manual CD4+ count kit assay using cytospheres has also 






use  in  resource  poor  countries.  These  diagnostic  instruments  are  portable,  fast  and 
easy to use, providing immediate CD4 results thus eliminating patient lost to follow‐up 
due  to delays  in  laboratory  tested CD4  results.  The PIMA  POC CD4  test  system was 
recently tested in Zimbabwe at a VCT centre (33). Results revealed that there were no 
significant differences between the conventional CD4 testing (BD FACSCalibur) and the 
PIMA CD4 analyser. Although the PIMA  instrument  is advocated  for use  in both rural 
and centralised clinics and hospitals and could alleviate the high burden of CD4 testing 
at  centralised  sites,  more  studies  need  to  be  conducted  on  the  reproducibility  and 
accuracy of the instrument.  
In South Africa, a cost effective simplified flow cytometric CD4 assay (PLG/CD4)(34) was 
developed  and  rolled  out  to  National  Health  Laboratories  in  2002  (35).  This  assay 





to  ensure  the  accuracy,  reproducibility  and  stability  of  the  assay  (22,  37‐40).    The 





Currently  this  technology  is  used  in  69  laboratories  in  SA  (37),  has  been  validated 
internationally  (41)  and  used  in  other  countries  such  as  Mozambique  (42),  the 
Caribbean (43) and the Far East (44‐45). PLG is also described using generic antibodies 







tests available  in  the market  today but only  two are  routinely used  in South African 
laboratories.    These  include  the  AMPLICOR®  HIV‐1 test from  (50)  Roche  and  the 
NucliSENS HIV‐1 QT Assay . Some of the collective advantages of these assays are that 
they  can be used  for other diseases besides HIV  and  are useful  for high  throughput 
laboratories  (50‐53).    However,  the  disadvantages  are  that  they  are  typically  time 
consuming,  labour  intensive,  require  good  laboratory  infrastructure  with  dedicated 
equipment  and  space  and  good  technical  support  as  well  as  skilled  staff  to  follow 





automated, walk away options are available but  reagents and  testing  systems  for VL 
monitoring remain typically expensive (50‐54).  
For this reason, certainly in a resource‐poor setting, current WHO guidelines advocate 




treatment  (56). Viral  load  testing  is however still essential  for monitoring patients on 








Exavir  load  quantitative  HIV‐RT  kit  (51,  59‐60).    The  benefit  of  the  p24  test  is  that 
equipment can be shared with ELISA, it can be used for monitoring paediatrics, training 
is easily available and  it has < 1‐day turnaround time with high throughput, requiring 
only small volumes  (<0.1ml) of plasma. However,  the drawback  is  that  it needs a dry 
heat block and  the  lysing  reagent used  to  improve  its  sensitivity  is not  commercially 
available  (51‐52, 59‐60).   The Cavidi  test  is easier  to perform and can be used  for all 
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sub‐types  of  HIV  and  is  relatively  inexpensive.  This  test  takes more  than  3  days  to 
perform and has a  low throughput, requires a dedicated  incubator and vacuum pump 
and needs  further evaluation before  it can be applied  to  the clinical management of 
patients  (50‐54, 56, 59‐60).   Whole dried blood spots  taken  from children have been 
suggested as an alternative  solution  to conventional VL  testing by   Patton et al  (61). 
They  evaluated  the  improved  ultra‐  sensitive  p24  antigen  ELISA  and  found  that 
regardless of how blood is collected and stored; the test had a sensitivity of 97‐100% as 
long as the assay was performed within 6 weeks of collection (59).  This can be applied 
in  third world countries where paediatric HIV diagnosis  is  restricted  till 12 months of 
age due  to  the extreme cost of molecular VL  tests. The use of  these dry blood spots 
(DBS) can also be used for cost effective monitoring of VL by allowing centralization of 
monitoring  thereby  minimizing  the  need  to  set  up  such  instrumentation  in  the 













HIV  promotes  increased  immune  activation,  specifically  T  cell  activation  (64‐66).  
Activation markers  such  as HLA‐DR,  CD28,  CD69,  CD40L,  CD95  (Fas)  and  CD71  have 
been  widely  studied  as  possible  alternatives  for  monitoring  HIV+  patients  receiving 
ART. Programmed Death Receptor  (PD‐1) has also been  found  to be upregulated on 
CD8+ T cells  in HIV untreated patients  (67‐68). Day et al  (69)  found PD‐1 to correlate 
positively with viral load and disease progression but negatively with CD4 counts. Holm 
et al  (70)  compared PD‐1  to CD38 expression and HIV RNA  in predicting  loss of CD4 
cells, and found it to be a better predictor than either of the above. 
TIM‐3 which is a negative immune regulator is also up‐regulated on HIV‐1‐specific CD8+ 
T  cells.  It was  found  to  correlate positively with HIV‐1  viral  load and negatively with 
CD4 counts in a population of dysfunctional T cells in a study conducted by Jones et al 
(71). 
Another  T‐cell  activation marker, CD127  (interleukin  7  receptor)  ,was  found  to  be  a 
good monitoring tool in patients receiving ART as it showed a positive correlation with 
CD4 count and a negative correlation with viral load (72). 
However  the  above  markers  have  proven  to  be  suboptimal  compared  to  CD38 








CD38  is  a  type  two  transmembrane  glycoprotein  that  can  act  independently  as  an 
enzyme  and  receptor  (77).    In  humans  it  is  expressed  according  to  age  with  90% 
lymphocytes  showing  significant  CD38  expression  in  newborns.  In  adults,  CD38 
expression  is found on natural killer cells, T and B cells, monocytes, macrophages and 
sometimes  on  platelets  and  erythrocytes.    CD38  is  also  expressed  in  the  pancreas, 
prostate  epithelial  cells  and  Purkinje  cells  of  the  cerebellum  (77‐79).    CD38  has  a 
multitude of associations  in the diagnosis of different human diseases for example as 
an activation molecule in HIV infected T cells and a differentiation antigen in chronic B 
lymphocytic  leukaemia  and myeloma  (77,  79‐83).    Strong CD38  expression  is  largely 
associated with T  cell activation and as a  result CD38  is over‐expressed on activated 
CD8‐positive T cells  in HIV and other  infectious conditions (HIV/TB) (84)    It  is thus not 
exclusive  to  HIV  infection,  but  rather  a  consequence  of  any  type  of  infection  that 
results  in  cell activation. HIV  infection  is  characterized by activation of both B and T 
cells  (especially  in  CD4  and  CD8  cells)  and  consequently  an  increase  in  the  surface 
expression of CD38 is seen in HIV+ individuals compared to negligible expression in HIV 











lymphocytes  that  characterised  HIV  disease  progression  in  patients  with  low  CD4 
counts. Following up these  initial observations with several published studies (76, 86‐
87, 90‐92) and using different instruments, techniques and reporting methods for CD38 
(i.e.  CD38%,  CD38ABC/ul  and  CD38  RFI),  Giorgi  and  others  concluded  that  CD38 
expression  on  CD8+  T  cells  was  the  best  predictor  of  HIV  progression  and  the 
development of AIDS (93‐95). 
Further  studies  conducted  on  this  activation  marker,  including  one  in  1996  by 
Bouscarat et al (96), looked at the correlation between CD8 lymphocyte activation and 
viral  load,  and  concluded  that  CD38  had  predictive  value  and  could  be  used  as  a 
monitoring tool in patients on highly active anti‐retroviral therapy (HAART). In 1999, a 
follow up  study employing more patients monitored  for a  longer period of  time was 
carried out by  the  same  group  (97).  In  this  study  it was  found  that CD38  activation 
mirrored viral  load  results but  that CD4  count was dependent on both VL and CD38 
(97).  Tilling  et  al,  in  2002  (78)  found  that  CD8+/CD38++  expressing  T  cell  counts 
mimicked  viral load, however it was stated that this pattern only occurred in patients 





All  of  the  above mentioned  studies were  conducted  in  first world  countries  in well 
resourced centres where patients had access to good quality medication and state of 





of  virological  drug  failure.  This  study  was  followed  up  in  2006  with  another  study 
assessing the mean fluorescent intensity (MFI) of CD38 on memory (CD45RO+) CD8+ T 
cells,  instead of CD38 percentage. Here  a better  correlation with VL  than previously 
reported  for CD38% was noted  (100).  In a  study conducted  in Thailand, use of CD38 
expression  to monitor HAART has been advocated. However,  this  study  showed  that 
the  level of CD38 expression depended on  the monoclonal antibody used and  it was 
more  reliable when combined with HLA‐DR expression  (101). Further confirmation of 
the usefulness of CD38 monitoring was noted  in a recent study done on HIV positive 
patients participating  in a  scheduled  treatment  interruption  trial where  it was  found 









very promising and  followed  the  trends of most of  the previously published data by 
other  groups.  This  CD8  ECD  and  CD38  PC5  assay,  expanding  on  the  pre‐existing 
protocol  by  piggy‐backing  the  CD38  MFI  assay  onto  the  well  established  CD4 
monitoring  (PLG/CD4)  test,  has  been  customized  specifically  for  use  on  Beckman 




In  this  study,  (103), using  the CD38 marker expressed on CD8 T  cells  (CD8/38)   on a 
cohort of patients on ART followed longitudinally it was found that at baseline, before 
ART  initiation, both  the VL  and  the mean  fluorescent  intensity  (MFI) of CD8/38 was 
elevated  in all patients.   However, after  the  initiation of ART  it was noticed  that  the 
CD38  MFI  and  VL  both  decreased  while  the  CD4  count  gradually  increased.    A 
continued  decrease  of  expression  of  CD38  MFI  was  seen  in  60%  of  patients  with 
undetectable HIV VL  levels responding to ART.  In the remaining 15‐20% of patients  in 
the Glencross  study,  fluctuations  of  CD38 were matched  to VL  increases  and  in  the 
remaining  20‐25%  of  patients,  fluctuations  of  CD38  expression  appeared  to  reflect 










It  is postulated that the need for regular VL testing can be reduced  in at  least 60% of 
patients monitored  longitudinally,  thus substantially  reducing  the number of VL  tests 
required across a national ART programme and subsequently reducing the global cost 
of VL testing (103).  
The aim of  this  study was  to  confirm  the use of a  flow  cytometric CD38 expression‐
based assay as a useful alternative and/or supplementary assay to monitor patients on 
second  line  ART  and  establish  if  similar  patterns  of  CD38  expression  as  previously 








This  study  was  conducted  at  the NHLS  Flow  Cytometry  Research  and  Development 





“Safeguard  the  Household”  (Grant  U19/  AI53217,  PI  Prof  J  McIntyre)  CIPRA  Cohort 
(Comprehensive  International  Programme  of  Research  on  AIDS)  after  initially  failing 
first  line  treatment.  The  patients were  seen  at  the  Thembelethu Clinic  at  the Helen 













line  treatment,  duration  ranged  from  4  to  96 weeks while  on  2nd  line  treatment,  it 
ranged  from 36  to 168 weeks. Treatment  failure was defined as an  increase of VL  to 
greater than 1000 copies in patients already on 1st line therapy. Nine of the original 120 
patients enrolled,  failed  first  line  treatment and went on  to  second  line ART.   These 




the  national  roll‐out  programme  (Right  to  Care)  after  the  CIPRA  study  concluded  in 
December 2009 and data on these patients are reported to June 2010. 
In  the  selected  patient  cohort,  changes  in  CD38  expression  on  CD8  T  cells  were 
measured  as  the mean  fluorescence  intensity  (MFI)  and monitored  in  relation  to VL 




for  the  CIPRA  cohort  at  baseline  before  commencement  of  treatment  (103).  The 
patient’s own baseline CD38 MFI was used as a  longitudinal within‐patient control for 
all subsequent  follow‐up visits because of  the  relatively wide  range of baseline CD38 
MFI expression noted between patients, except in those few patients where no 1st line 
baseline  level was available. In order to standardize the rate of decrease of CD38 MFI 
between patients over  time,  all  individual CD38 MFI  values  at each  subsequent  visit 
were  expressed  as  a  percentage  of  the  baseline  reading  according  to  methods 
previously described (104‐105). 
 Although  some  adverse  events  were  reported  for  the  overall  CIPRA  study  cohort, 








and  Treatment  (CCMT)  standard  regimens  for  all  patients.    This  1st  line  regimen 
consisted of  the  following drugs:  Lamivudine  (3TC), Stavudine  (d4T), Efavirenz  (EFV)/ 





subsequently  transported  to  the  reference  laboratory.    The  CD38/8  analysis  was 
conducted within 24 hours of venepuncture on the Beckman Coulter (BC) Epics XL flow 
cytometer instrument and prepared and analysed as described below. All samples were 




Samples were kept at  room  temperature and mixed well, before being prepared  for 
flow cytometry analysis.   For each blood sample, two tubes per patient per visit were 
labelled with the corresponding laboratory ID’s. The first tube was labelled with 10µl of 
the  4‐colour  reagent,  CYTOSTAT®/tetraCHROMETM  (CD45FITC  /CD4RD1/  CD8ECD/ 




and  10  µl  of  CD8  ECD  which  was  added  to  the  bottom  of  each  tube  (all  reagents 
obtained  from  Beckman  Coulter,  Miami,  Florida).    The  CD45FITC/CD4RD1  antibody 
clones  from  the  tetraCHROMETM  reagent  used  are  the  exact  clones  used  in  the 
PLG/CD4  kit.  Thereafter  100  µl  of  whole  blood  was  accurately  pippetted  into  the 
bottom of each  tube.   The  samples were gently vortexed and  left  to  incubate  for 10 
minutes  in  the  dark  followed  by  sample  lysis  using  the  automated  Immunoprep™ 
station  (Beckman  Coulter, Miami,  FL).   All  samples were  analysed within  2  hours  of 
sample preparation.    Just prior  to analysis by  flow cytometry, 100 µl of FlowCountTM  
flourospheres  (beads) (BC, Miami, FL) was added to each tube using the same pipetting 
technique and pipette used for adding the blood to ensure accurate 1:1 ratio of blood 
to  beads  for  absolute  cell  enumeration.  Samples  were  analysed  on  both  the 
standardised NHLS T‐cell 4‐color protocol and the CD45/4/38/8 study protocol on the 
same Beckman Coulter XL flow cytometer. All data was stored as listmode files on the 





establishing  the CD38/8  standardised protocol, by  changing  the CD3 PC5  for a CD38 
PC5 antibody, while keeping the CD45FITC/CD4RD1/CD8ECD intact.  
In short, the CD38/8 protocol (Figure 1) is based on the PLG/CD4 concept (CD4 vs. Side 




3 and 4). The  same  SS gating  identification  strategy was used  to  identify CD8 bright 
lymphocytes (CD8 vs. SS). The gated CD8 bright  lymphocytes were then displayed in a 
dual  histogram  (histogram  5)  to  distinguish  CD8+/CD38bright  (Region  F)  from 
CD8+/CD38negative  (Region E). The global CD38 expression on  the gated CD8 bright T‐
cells were reported as the Mean Channel value (MnX of Region G, histogram 6). As an 






















guidelines  and  the  laboratory  standard  operating  procedures  (SOP’s)  in  order  to 
monitor  laser  performance,  optics,  and  fluidic  stability  and  ensure  optimal  sample 
preparation  and  analysis.  FlowCheckTM  (laser  alignment),  2  levels  of  ImmunoTrolTM 
(Normal  and  Low),  carry‐over  and  background  counts  were  analysed  and  a  bead 





the  first  being  FlowSetTM  (BC,  Miami,  FL),  used  to  standardise  light  scatter  and  set 
fluorescence  intensities  (channel  values)  to  pre‐defined  values  for  optimal  cell 
separation. The remaining tubes contained ImmunoTrolTM blood product, dual stained 
with  FITC/RD1,  RD1/ECD,  RD1/PC5  and  ECD/PC5  (Cytocomp  Kit,  BC, Miami,  FL)  that 
allow  compensation  for  the  “spill  over”  between  fluorescence  channels.    As  a 
confirmation, ImmunoTrolTM samples labelled for both the tetraCHROMETM and CD38/8 
assay were acquired to ensure that the cytosettings (voltages and colour compensation 
values)  obtained  from  the  auto‐setup  procedure were  automatically  saved  to  these 
22 
 
protocols  for  acquisition  of  patient  samples  and  to  establish  a  cut‐off  between 
CD38positive  and  CD38negative  CD8bright  T‐cells  (Region  F  of  Figure  1).  All  ImmunoTrolTM 







(co‐efficient of  variation)  to measure  the  reproducibility of both  the  instrument  and 
accuracy of the protocol setup. 
In addition to daily and weekly QC procedures, every sample tested was monitored for 
bead  count  rate  (BCR;  calculated  as  the number of bead events/acquisition  time)  to 
ensure accurate pipetting (37, 39) and fluidic stability of the flow cytometer within runs 
(22,  107).    The MFI  of  the  bead  population was  also  recorded  as  part  of  the  CD38 
protocol  standardization  and  continued  quality  control  from  sample‐to‐sample  and 
between batches (days) for this assay. Since samples were tested  in parallel using the 
tetraCHROMETM  4‐color  reference method  (as  per  instructions  for  the  CIPRA  study), 









As  a  secondary  objective,  this  study  investigated  the  reproducibility  of  CD38  MFI 
reporting  in  samples up  to 48 hours after venesection. Random EDTA blood  samples 
from  the  routine  PLG/CD4  laboratory were  stained with  a  combination  of  PLG/CD4 
antibody (CD45 FITC/CD4 PE), CD8 ECD and CD38 PC5 and analysed on the BC XL using 







secondary  laboratory  site.  Helen  Joseph  Hospital  was  chosen  as  it  has  a  well 
established PLG/CD4 laboratory that uses Beckman Coulter XL flow cytometers and was 
close  to  the  reference  laboratory  for  transport  of  samples.  The  standardised  CD38 
protocol and related QC protocols were loaded onto a single XL flow cytometer at the 




testing  QC  procedures.  Additional  training  included  trouble  shooting  and  result 
reporting. Once  the  staff member was deemed  competent, actual  testing at  the  site 
began. Random samples earmarked  for  routine CD4  testing at HJH were selected  for 
the  pilot  CD38  implementation  study.  Samples were  prepared  at HJH  and  analysed 








and  the  ultra‐sensitive  version  of  the  kit was  used  to  detect  lower  viral  load  limits 
(below 50 copies/ml). Results were reported on  the NHLS DISA patient database and 





1. Overall  trends:  individual  patient  data  and  group mean  values  for  CD38 MFI 
were  plotted  longitudinally  to  identify  trends.  In  addition,  the  percentage 














the horizontal  axis) were plotted  to  compare overall  agreement  in CD38 MFI 
results at different time points. Non parametric One‐Way ANOVA analyses with 
a 95% confidence  interval were calculated  to compare grouped  results of  the 
different  parameters  at  four  different  time  points.  Percentage  similarity 
analyses (109) were also carried out, where time 24, 36 and 48 were compared 
to time zero results. 
5. Implementation of  the  assay  at  the  secondary  site:  The percentage  similarity 
model was used to compare results to the reference site (109). 























the VL and CD38 MFI were close  to pre‐treatment values. At  the end of  the study  in 












BASELINE   4.995  (4.3‐5.7) 3.721  (1.6‐5.9) 166.0  (125.4‐206.6)
DISCONTINUATION  1ST 
LINE   3.520  (2.7‐4.3)  3.301  (1.5‐5.1)  287.5  (230.1‐344.9) 





































































































































































































































































































CD38 vs. CD4 count










Exact or approximate P value?



























CD38MFI vs. Viral Load










Exact or approximate P value?


















Viral Load vs. CD4 Count










Exact or approximate P value?







































established  patterns  relative  to  the  general  trend.  Individual  patient  results  are 






































































































CD38 MFI AND VL









therapy. Unfortunately,  this patient was not  followed  for CD38 expression on 1st 
line  therapy, but only  from discontinuation onward. The MFI value at baseline of 
2nd  line  treatment was 1.4  and  stayed  relatively  stable  at  values between 1.9  to 
1.43. Second line therapy baseline was used as no CD38 MFI results were available 
for  baseline  1st  line  to  confirm  the  patient’s  classification  as  a  possible  low 
responder.  The  fact  that  the  CD38  MFI  values  stayed  below  100%  of  2nd  line 

























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































line ART after only 24 weeks when  the HIV VL peaked  to 3.54  logs. This patient was 
classified as a low responder as at initiation of 1st line therapy the CD38 MFI was 1.45. 
By week 12 on  second  line  therapy,  the VL dropped  to undetectable  levels,  the CD4 
count gradually  increased and CD38 MFI declined. However at week 72  there was a 
sudden increase of CD38 MFI to above 150% from the previous visit and above 100% of 
baseline  value  to  2.29.  There was  however  no  change  in  VL,  but  CD4  count  saw  a 
significant  drop  of  >200  cells/µl.  At  the  next  visit  (week  96)  this  patient’s  CD38 
recovered to pre week 72 values (MFI of 1.25) and CD4 count started to increase once 
again. During  this  time  there was  no  change  in  VL  until  the  end  of  the  study.  This 
patient was followed up for an additional 4 visits (to June 2010) on the National Right‐




















































































































































Patient  APD  also  followed  a  similar  trend  noted  in  the  previous  patient  and  was 
discontinued on first line therapy after only week 4. By week 16 this patient responded 
well  to  second  line  treatment with VL being undetectable and CD4  count  showing a 
gradual increase. CD38 also decreased from >2 at discontinuation of 1st line therapy to 



























































































































































the  study.  VL  continued  to  remain  undetectable  and  CD38  MFI  remained  low.  This 
patient attended 5 follow‐up visits on the Right‐to‐Care programme during which time 
VL remained undetectable and CD38 stable with one blip at the 4th follow‐up visit (MFI 



































































































































































































































































































































































monitoring.  Here  (A)  represents  a  histogram  of  CD45  FITC  vs.  Side  scatter,  where  the  total  WCC 
population is gated. From this, (B) CD4+ Tcells are gated using CD4FITC against SSC and (C) CD8+ Tcells 
using CD8ECD and  SSC. After  identification of  (C)  the CD8+  cells, CD8ECD  is  gated against CD38PC5 
(Figure  a  i‐iii).  In  figure  (i,  a‐c)  a  truly  CD38  negative  sample  using  a  normal  biological  control 
(ImmunotrolTM), with  a MFI  of  0.91  is  shown.  Figure  (ii,  a‐c)  shows  an  example  of  a HIV‐negative 
control with low level CD38 expression and a corresponding CD38 MFI of 1.32 compared to (iii, a‐c) a 







Daily as well as weekly quality  control material was analysed on  the  flow  cytometer 
(Examples are given  in Appendix A and B). Daily QC measures were within the preset 
limits of acceptance with longitudinal CV’s of <5% for FlowCheckTM and ImmunoTrolTM. 
Weekly  QC  included  the  use  of  FlowSetTM  for  laser  stability  and  adjustment  of 
fluorescence channel  to predefined values;  ImmunoTrolTM  for verification of protocol 
and  CytoCompTM  for  compensation  of  fluorescence  spill  over  between  channels.  In 
addition, both HIV negative and HIV positive patient samples were analysed to confirm 
(i) optimal placement of gates  to ensure differentiation of CD38dim vs. CD38bright cells 
and  (ii)  stability  of  instrument  settings  and  protocol  setup  over  time.  To  test  the 
reproducibility  (precision)  of  CD8  T  cell  enumeration,  every  sample  set  up  for  CD38 
analyses was  run  in duplicate as a  tetraCHROMETM assay  to  confirm accuracy of  the 
absolute CD8 counts used for assessing CD38 expression. 
4.2.1 FLOW SET 





































flow  cytometer over  time. Over  the one  and a half  year period  (79 weekly  runs) no 
fluctuations  were  noted,  indicating  excellent  reproducibility  of  the  instrument.  The 
overall %CV was <3% for all fluorescence channels for the period of the study. 
4.2.2 COMMERCIAL BIOLOGICAL CONTROL (IMMUNOTROLTM) 
ImmunoTrolTM  normal  was  used  to  verify  gating  strategies  on  the  protocol  by 
comparing  both  CD4  and  CD8  absolute  counts  to  the  reference  value  (per  package 
insert Appendix B).  It was  also used  to  set  the negative  gate  for CD38  activation of 
patient samples, as ImmunoTrolTM is a true CD38 negative preparation (stabilized blood 
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1 2 3 4 5
Figure 16:  ImmunotrolTM was run as a biological control  for the duration of the study. Absolute CD4 




4.17%  4.38%,  6.68%,  5.37%  and  6.54%  respectively  and  for  CD8  absolute  count  the 
%CV  were  3.86%,  7.12%,  7.6%,  5.17%  and  3.54%  respectively.  The  95%  confidence 









MnX FL4 VS FL3












MnY FL4 VS FL3












Figure 17: The difference  in MnX  (A)  and MnY  (B)  values between  FL4  and  FL3  channels  indicating 
adequate colour compensation, allowing accurate gating of CD8 and CD38 cells 




































Figure 18: Comparison of CD38 MFI of  ImmunoTrolTM  (turquoise; n=75), HIV NEGATIVE  (blue; n=51) 






control  groups  (p<0.001).  This  indicates  that  HIV‐negative  patients  show  some 
51 
 





Reproducibility was established on both  commercial  control material  (ImmunoTrol™) 
and  actual  HIV+  patient  samples.  Results  indicate  excellent  reproducibility  of  MFI 
values  for both CD38 expression and beads  in patient  samples and  ImmunoTrol™.  In 
addition sample  flow count rates  (FCR) also  indicated stability of the  instrument with 
respect  to  fluidic  stability  of  the  instrument  for  the  duration  of  the  analyses  of  10 
consecutive samples (%CV<5%, Figure 19).  
Reproducibility Immunotrol TM






















































































samples  were  run  in  duplicate  using  the  well  established  tetraCHROMETM  4‐color 
method  concurrently  with  the  4‐color  PLG  CD4  with  CD8/CD38  activation  assay  as 
CD45/CD4/ CD8/ CD38. This apparent duplication of testing was primarily to establish 
reliability  of  PLG  CD4  enumeration  against  the  established  4‐colour  tetraCHROMETM 




tetraCHROMETM CD4 COUNT vs. CD38 ASSAY CD4 COUNT


























tetraCHROMETM CD8 COUNT  vs. CD38 ASSAY CD8 COUNT







Slope 0.92 ± 0.027
Goodness of Fit
R square 0.87
















Figure  20:  Correlation  between  the  established  tetraCHROMETM  method  against  the  CD8/CD38 
activation assay for CD4 and CD8 absolute counts. 
 
The  above  figures  showed  excellent  agreement  between  the  two  different  test 









(tetraCHROMETM 4-COLOR AS REFERENCE)
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Coefficient of variation
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was  evaluated  for  stability  up  to  48  hours  after  sampling  to  ensure  that  no  in  vitro 
activation occurred between  sampling and  sample analyses. This  is necessary  for  the 
decentralisation  of  the  CD38  assay  to  other  PLG/CD4  testing  sites  where  sample 
transport to a testing laboratory for analysis could take longer than 24 hours. In total, 























































































































































































































































































Results  indicated  (Figure  25)  good  overall  agreement,  between  98‐100%,  with 
corresponding CV’s of <5% and a bias of <0.2MFI across time  intervals. There was no 
significant difference between T24 and T36 (p>0.05). At T48 the agreement was slightly 





Bland-Altman of MFI CD38
(T0 vs. T24)





















Bland-Altman of MFI CD38
(T0 vs. T36)





















Bland-Altman of MFI CD38
(T0 vs. T48)























The percentage  similarity  (Figure 25) and Bland Altman analyses  (Figure 26) of CD38 
MFI  confirmed  that  insignificant differences were noted up  to 36 hours, however at 






























































































therefore  the  CD38  assay  was  implemented  at  a  secondary  NHLS  CD4  testing 
laboratory. After uploading the CD38 assay on an XL  instrument, 40 HIV+ EDTA whole 
blood  samples were  randomly chosen  in  the  secondary  laboratory  for CD38 analysis. 
For comparison of results between sites, samples were sent to the reference laboratory 
(CMJAH)  for preparation and re‐analysis using the standardized CIPRA CD38 protocol. 




protocol  setup  and  sensitivity  existed  between  the  reference  and  the  testing 
(implemented) sites. 















































































Figure  28:  Correlations  of  (a)  CD38  MFI,  (b)  CD4  and  (c)  CD8  absolute  counts  between  the  two 




It  is  evident  that  the  comparison  for  CD4  and  CD8  absolute  counts  between  the 
laboratories  were  excellent.  The  CD38  MFI  results  however  showed  statistically 
significant differences  (p<0.05). This was due  to  the differences noted  in FL4 channel 
sensitivity between the two  instruments. This  is a common problem as engineers are 
not  able  to  calibrate  instruments  with  precision  but  rather  try  to  get  to  values 
prescribed  by  manufacturer  or  to  previous  settings.    To  accommodate  possible 
differences of sensitivity of FL4 results (CD38 expression), results were calculated as a 

























































































































initial 2005 cohort who subsequently  failed 1st  line  therapy and were continued onto 
2nd  line  therapy.  This  subset  of  patients  was  monitored  longitudinally  for  CD38 
expression  until  the  conclusion  of  the  study  at  the  end  of  2009. Overall,  this  study 
showed that patients on 2nd line therapy, who continue to respond well to treatment, 
show  similar  and  equivalent  CD38  response  patterns  observed  in  patients  being 












study  confirmed  that  absolute  CD4  counts  continued  to  increase  through  switch  of 
therapy  (to  2nd  line  ART)  in  the  cohort  of  9  patients,  before  it  plateau  at  459± 
181cells/µl.  Benito  et  al  (111)  observed  a  similar  plateau  in  absolute  CD4  counts  of 
66 
 
between  270‐646  cells/µl    and  contributed  it  to  the  fact  that  CD4+  T  cells  recover 
independently  from  activated  CD8+  T  cells  and  therefore  although  CD38  expression 
might decrease  rapidly after  initiation of  therapy,  it  could  take much  longer  for CD4 
counts to return to “normal”  levels.   An alternative explanation could be that the  lack 
of CD4 gains due to  increased  levels of CD8+ T cell activation and decreased  levels of 
naïve CD4 T cells in combination with patient age result in the plateaus seen in patients 
(112).  It  is  further possible  that  the  initial  low baseline CD4 count seen specifically  in 




lower  than  local  normal  reference  ranges  (500‐2010  cells/µl)  (113),  although  the 














but  responded  well  to  2nd  line  therapy  as  reflected  by  undetectable  VL  levels  and 
concomitant decreases in CD38 MFI. The second group of patients showed some non‐




secondary  viral/bacterial  infection  since CD38 MFI  values  returned  to preceding visit 
values at subsequent visits. Although CD38 values correspond well with VL, CD8 T‐cell 
activation is not exclusive to HIV infection. In the context of actual clinical follow‐up of 
patients,  it  is  thus  important  to  correlate CD38 MFI  results with  clinical  evidence of 




who  showed  an  increase  in  VL  without  a  corresponding  increase  in  CD38  MFI,  in 
keeping with  the  initial published outcomes  to  48 weeks on  first  line ART  (104‐105, 
110). This  suggests  that  the CD38 assay was  sensitive enough  to  reflect all observed 
changes  in VL.  In  the current cohort, 5/9 patients  (55%)  showed CD38 MFI  following 
changes in VL, while 3/9 (33%) patients showed transient increases in CD38 MFI at one 
time point with no  corresponding  increase  in VL, while 1 patient had  irregular CD38 
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FMI  and  VL  values  throughout  2nd  line  therapy,  indicating  either  non‐adherence  or 
possible resistance to 2nd  line therapy. The patterns observed  in this study correlated 
with the published and reported data on 1st line response for the total SA‐CIPRA cohort 
(104‐105,  110).  Similar  patterns  of  a  NSI  in  CD38  matched  with  a  corresponding 
increase  in VL were also reported  in 1st  line ART patients monitored for one year,  in a 
paper published by Tauillon et al (114).  They concluded that CD38 bright cells on CD8+ 
T cells mimics the results of VL and that CD38 can be a good monitoring tool in patients 
on  ART.  However,  they  suggested  the  use  of  different  cut‐off  points  for  CD38 
depending  on  the  patients  CD4  count  at  initiation  of  therapy,  whereas  the  current 
study recommends that a baseline CD38 MFI be used as the reference point to monitor 
individual patients  longitudinally on ART. Although  the  current  study only  included 9 
patients followed for 2nd line therapy, the data suggests that CD38 MFI monitoring is as 







(clone  and  fluorochrome),  instrument  standardization,  sample  preparation  and  the 
availability of suitable calibrators/reference material. The current study  reports CD38 







Several  methods  have  been  described  to  standardise  CD38  expression  in  different 
patient  cohorts.  CD4  expression  on  CD4+  T  lymphocytes  was  used  as  a  biological 
calibrator  for  converting CD38 PE  fluorescent  intensity  into units of CD38 antibodies 
bound per CD8+ T  cell  (116). This  study by Hultin et al used  the  relative  fluorescent 
intensity  (RFI) of  PE  (the RFI multiplier)  to  estimate  the number of CD38  antibodies 
bound per CD8 cell. This method of cell enumeration was specifically developed for use 
on  Beckton  Dickinson  flow  cytometers  (FACSCaliburTM/FACSScanTM)  and  had  the 
disadvantage  in that the test had to be validated periodically using 20 normal donors, 
resulting  in  increased  reagent  usage,  time  and  operating  costs.  This  method  was 
compared  to  a  commercially  available  PE  labelled  bead preparation  (QuantiBRITETM)  
by  Schmitz  et  al  (117).  QuantiBRITETM  did  not  need  periodic  validation  like  the 
biological calibrator, but significant differences in results were noted between different 
laboratories while yielding similar results  if compared within  laboratory. (117). Thus  it 














(106).  The  procedure  included  the  use  of  FlowSetTM  beads  to  optimize  fluorescence 
channels  to  preset  values, while  colour  compensation was  done  to  ensure minimal 
spectral  overlap.  Optimal  cytosettings  were  confirmed  using  the  CD38  assay  on 
ImmunoTrolTM  stabilized  blood,  while  monitoring  FlowCountTM  bead  MFI  as  an 
additional  internal  control  for  both  ImmunoTrolTM  and  patient  samples. One  of  the 
disadvantages of CD38 flow cytometric assays in the past was defining the cut‐off/cut‐
on value for true positive CD38 expression as it is known to be diffuse (78, 98). The “in‐
house”  developed  quality  control  procedures  allowed  for  the  clear  definition  of 
CD8+/CD38‐ cells using non‐activated  ImmunoTrolTM.  In addition, both HIV‐ and HIV+ 
(treatment naive) patient samples were analysed as part of the weekly QC to confirm 
the  pre‐set  differentiation  between  CD38+  and  CD38‐  cells.  The  data  confirmed  a 
statistically  significant  difference  between  HIV‐  and  ImmunoTrolTM  CD38  levels,  re‐
iterating that  ImmunoTrolTM  is a better negative control  for use to optimize gating of 
true CD38 positive cells. As the immune system is a dynamic system, low levels of cell 




quality  control  procedures  it  does  not  impact  on  cost  for  the  implementation  and 
maintenance of the CD38 assay. 
 
Monitoring  of  bead  MFI  in  each  sample  tested,  not  only  confirmed  stability  of  the 
instrument over time (CV<5%) but ensured that changes seen  in CD38 MFI expression 
reflected true activation and not instrument/operator induced shifts in fluorescence.  
In  addition  to  the  daily  and weekly QC measures,  all  samples  tested were  done  in 
duplicate,  using  the  CD38  4‐color  protocol  (“piggy‐backed”  onto  PLG/CD4)  and  the 
tetraCHROMETM  4‐color  protocol  (equivalent CD45/CD4  reagent  clones  to  PLG/CD4). 
Results  confirmed  that  the  CD38  assay  delivered  equivalent  results  to  the  “gold 
standard”  for  both  absolute  CD4  and  CD8  counts,  indicating  that  the  addition  of 
CD8/CD38 to the PLG/CD4 protocol did not adversely affect absolute cell enumeration. 
This  is a positive  finding as the potential roll‐out of a combined CD4/ CD38 assay will 




imperative  to  establish  the  robustness  of  the  assay  and  eliminate  possible  in  vitro 





(p>  0.05, One‐way ANOVA).  Percentage  similarity  analysis  at  T24  and  T48  versus  T0 
showed  a  similarity  of  98‐99.3%  across  all  parameters,  with  excellent  precision  to 
predicate methodology (CV<5%). This confirmed the good overall agreement of results 
if  samples  are  analysed within  24‐48  hours  of  receipt  in  the  laboratory.  The  Bland‐




level  of  in  vitro  lymphocyte  activation.  CD38  expression  on  CD8  cells  are  thus  not 
significantly  affected  by  sample  aging  and  can  be  adequately  tested  24  hours  after 
venesection. However  it must  be  noted  that  this  experiment was  conducted  on  the 
bench, at  room  temperature, with minimal  sample handling.   A more detailed  study 
may however be required to assess the impact of sample handling on CD38 activation. 




laboratories  to PLG/CD4  testing sites  (for proposed  roll out of CD38 assay across  the 
SA‐NHLS network).  
 
A  secondary  aim  of  this  study  was  to  assess  the  feasibility  of  implementing  the 




CD4  laboratory was  selected as a pilot  site as  it  is a well established NHLS PLG/CD4 
testing laboratory using the same equipment and protocols as the reference laboratory 
according  to  National  NHLS  standardisation  protocols.  A  few  problems  were 
experienced  on  initial  implementation,  due  to  the  differences  in  fluorescence 






noted of 5.9%.   This data emphasises  the  importance of a within‐assay  standardised 








the  smooth  operation  of  the  implementation  and  the  good  overall  acceptable 
agreement between  the  two  sites.   After  an  initial  learning  curve period  (Figure  30, 
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sample  number  20  onwards),  differences  between  matched  site  results  were 
minimised and  showed excellent  correlation  to  results obtained  in  the  Johannesburg 
laboratory reference site. Staff at the site commented that the assay was easy to use 
with  very  little  additional work  required.  This  study  is  the  first  to our  knowledge  to 
document  the  implementation  of  a  standardised  CD38  assay  into  a  secondary 
laboratory  for  possible  implementation  across  a  network  of  national  CD4  testing 




monitoring  to  apply  this  assay. As  PLG/CD4  operators  are  skilled  in  the  use  of  flow 
cytometers,  training  is modular  and based on  skills  learned  through use of PLG CD4 
testing  and  additional  training  would  concentrate  more  on  quality  control 
implementation and data interpretation of CD38 MFI monitoring. This study opens the 
door  for  CD38  monitoring  to  become  an  integral  part  of  the  National  Rollout  as  a 
supplementary monitoring tool for HIV positive patients on ART. This study  in second 
line  treatment  patients  confirms  previous  reports,  that  CD38  MFI  is  a  reliable  and 
cheaper alternative  in up  to 60% of patients on 1st  line ART, who are  responding  to 
treatment. Such an approach could potentially  reduce  the need  for VL  testing as per 










due  to  the  small number of patients  in  the  current  study which only  consisted of  a 
subgroup of 9 patients from the initial well controlled CIPRA cohort (n= 472) and CD38 
sub‐study of 120 patients  , detail  in  this document was  insufficient  to address all  the 
possible causes of the non‐specific  increases  in CD38 MFI noted  in the study patients. 
Patient  compliance  to  ART  as  well  as  minor  infections  causing  NSI  of  CD38  was 
unfortunately not recorded on this database. It is most probable though that the latter 
are  the  most  likely  events  for  transient  CD38  increases  noted.  It  is  unlikely  that 
infections  such as TB and EBV were  the cause of  these  spikes  in CD38 as one would 
assume that these would not be resolved within a 4 week period and  in keeping with 
this one would expect elevated CD38 levels for a longer period (these infections would 
also have been  listed  in the document related to opportunistic  infections and adverse 
events).  
 
The  current  cohort  did  not  include  children  and  youth.  However  in  a  recent  study 
conducted by Rosso et al  (95)  in youths aged between 7‐18 years, similar patterns  in 
CD38  expression were noted  in  responder  and  non‐responder  groups. Although  this 
















(1)  , the  impact of reduced testing  for VL could positively  impact both  financially and 
logistically on our National CCMT programme. This would  reduce overall programme 
















Baseline  VL + PLG (R360) VL+PLG+CD38 (R400)    
6 months  VL + PLG (R360) PLG + CD38 (R100)  























































imply  that more people qualifying  for  initiation of ART  (CD4  count  <350cells/µl) will 




To make the  interpretation of CD38 MFI results more user friendly, an algorithm  is  in 
development that would  indicate to  laboratory personnel (and hence clinicians) when 
to  request VL  testing  and how  to  interpret  longitudinal CD38 MFI monitoring.    Such 
systems relate to use of standardised MFI reporting as a % of MFI change from baseline 




separate antibodies  to  the  current PLG/CD4  reagent kit and will greatly  improve  the 





of  antibody  (PLG/CD4) with  another.    It  is  foreseen  that  should  the  CD38  assay  be 
rolled out  to all SA‐NHLS CD4  testing  laboratories,  that  it can be used on  the current 
and  replacement  systems  as  the  protocol  has  also  been  set  up  successfully  on  the 
FC500 (equivalent to the new MPL). 
 






CD38  expression  on  CD8+  T  cells  is  a  prospective  laboratory  monitoring  tool  for 
longitudinal follow‐up of patients responding to 1st or 2nd  line ART.  In practical terms, 
the data revealed similar patterns  in 2nd  line patients as seen with 1st  line therapy.  In 
more  than  60‐80%  of  patients  CD38  MFI  in  relation  to  baseline  measurements 
identified  patients  responding  to/or  failing  therapy  (1st  and/or  2nd  line).  The 





well  as  the  CD38 MFI,  using  the  same  sample,  preparation,  analyses  platform  (flow 
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cytometry  instruments)  and  labour  already  deployed  at  69  NHLS  laboratories.  If 
national  roll‐out  is adopted,  the  test cost will be  further cut as consumable antibody 
cost of a single vial 4‐color reagent will be  less than the current sum of the PLG/CD4 
reagent  and  the  two  additional  purchased  antibodies.  This  data  does  not  advocate 
abandoning  viral  load  testing,  but  suggests  promoting  the  CD38  assay  as  a 
supplementary  test  that  could  reduce  the  number  of  VL  tests  required  per  patient 
dramatically,  whilst  reserving  VL  testing  for  patients  that  show  significant  aberrant 
CD38 increased expression from previous and/or baseline visits. The simplicity of both 
the assay and its quality control measures make it easy for large scale implementation 
























































































































































  CD4 Abs count  VL  CD38 MFI 
PATIENT  A‐M   
Mean  351 2.3 1.3 
Median  335 1.7 1.3 
Range  (171‐597) (1.4‐5.8) (0.55‐2.3) 
   
PATIENT  APD   
Mean  369 2.7 1.5 
Median  388 1.7 1.1 
Range  (186‐519) (1.7‐5.4) (0.83‐2.6) 
   
PATIENT  BMR   
Mean  341 3.6 1.6 
Median  325 4.3 1.4 
Range  (191‐593) (1.7‐5.2) (1.4‐2.0) 
   
PATIENT  B‐S   
Mean  437 2.2 1.9 
Median  480 1.7 1.5 
Range  (205‐661) (1.4‐4.5) (1.1‐5.1) 
   
PATIENT  BUM   
Mean  523 2.3 2.3 
Median  422 1.7 1.6 
Range  (152‐1021) (1.4‐5.3) (0.98‐6.1) 
   
PATIENT  C‐M   
Mean  402 2.0 1.6 
Median  377 1.7 1.3 
Range  (190‐669) (1.4‐4.8) (0.89‐3.9) 
   
PATIENT  FBD   
Mean  305 2.5 2.3 
Median  311 1.7 1.6 
Range  (92‐520) (1.7‐5.9) (0.90‐6.9) 
   
PATIENT  PMM   
Mean  242 2.8 1.9 
Median  252 2.4 1.7 
Range  (110‐332) (1.7‐5.1) (0.79‐4.0) 
   
PATIENT  RSZ   
Mean  271 2.2 1.1 
Median  276 1.2 1 
Range  (133‐436) (1.3‐5.1) (0.71‐2.0) 
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